A translational approach to assess the metabolomic impact of stabilized gold nanoparticles by NMR spectroscopy by Herance, Jose Raul et al.
 
Document downloaded from: 
 

























Herance, JR.; García Gómez, H.; Guitierrez Carcedo, P.; Navalón Oltra, S.; Pineda-Lucena,
A.; Palomino-Schätzlein, M. (2019). A translational approach to assess the metabolomic
impact of stabilized gold nanoparticles by NMR spectroscopy. The Analyst. 144(4):1265-
1274. https://doi.org/10.1039/c8an01827h
https://doi.org/10.1039/c8an01827h
The Royal Society of Chemistry








































accumulate  in  the  tumor,  due  to  the  enhanced  permeability  and  retention  (EPR)  effect.9 
Furthermore, the physical properties and tailored surface functionalisation of AuNPs make them 
excellent candidates as  theranostic agents, as well as  radiosensitisers  to  locally  increase  the 
damaging effect of both photon and ion radiation.6,10  
AuNPs need to be stabilised by the use of agents, known as stabilisers, which avoid the 
agglomeration of NPs. To  this end,  several  stabilisers have been  introduced, using different 
experimental approaches, such as covering the NPs with polymers or charged organic chains, 


















Omics  approaches  provide  highthroughput methods  in medical  diagnostics  for  the 
analysis of disease states or predictive toxicology.3 In particular, metabolomics, relying on the 
analysis of the complete set of low molecular weight compounds in a biological sample, has the 
advantage  of  revealing  the  phenotype  of  a  cell/tissue  at  a  particular  time  under  specific 
physiological or  therapeutic  conditions. Thus, metabolomics  represents an  ideal  strategy  for 
investigating the interaction between NPs and biological systems at different molecular levels.20 
























citrate, AgNO3,  sodium phosphate dibasic dihydrate, CeO2), Scharlab  (methanol,  chloroform, 
acetone,  sodium  hydroxide),  Gibco  (DMEM),  and  Eurisotop  (deuterated  water,  deuterated 









sodium  citrate  solution  was  poured  into  the mixture  and  stirred  for  an  additional  5 min. 
Afterwards,  the  solution  was  cooled  and  filtered  through  a  0.22  µm  filter  before  being 
characterised by dynamic  light scattering  (DLS)  (Zetasizer Nano ZS, Malvern  Instrument, UK), 














characterised  by  HR‐TEM  (Philips  CM300FEG  100  kV),  DLS  (Zetasizer  Nano  ZS,  Malvern 












added  to  the  final pellet  to quench metabolism. Samples were  stored at  ‐80°C until  sample 
preparation  and measurement. Nine  independent  replicates were  performed  at  3  different 
culture days. 
For sample preparation, frozen samples were placed on ice and allowed to thaw for 5 
min.  Then,  500  µL  of  chloroform  at  4  °C were  added,  and  10 min  later  the  samples were 
homogenized with a vortex and resuspended. To induce an uniform cell breakage, samples were 















4  s  relaxation  delay  was  included  between  FIDs.  The  FID  values  were  multiplied  by  an 





















10  µl  of MTT  reagent  (final  concentration  0.5 mg/ml) was  added. After  4  hours,  100  µl  of 











green)  (Life  Technologies, Madrid,  Spain) were  stained  following manufacturer’s protocol.1,2 


















1:8000), GPX1  (rabbit 1:1500),  LC3  (rabbit 1:500), and  LDH‐A  (mouse 1:800). HRP‐goat anti‐
mouse (Thermo Scientific, Rockford, USA) and peroxidase goat anti‐rabbit (Vector laboratories, 
Peterborough, UK) were  used  as  secondary  antibodies.  The  protein  signal was  detected  by 
chemiluminescence,  after  incubating  membranes  with  ECL  plus  reagent  (GE  healthcare, 





















revealed  mean  sizes,  determined  by  HR‐TEM,  of  5.9  nm  (AuCeO2)  and  5.7  nm  (AuChi) 
(Supplementary Figures 1 and 2). Moreover, hydrodynamic sizes, measured by DLS, of 112.0 nm 
(AuCeO2)  and  104.3  nm  (AuChi)  (Supplementary  Figures  3  and  4),  and  a  gold  content, 
determined by ICP, of 0.8 % (AuCeO2) and 1.2 % (AuChi) was obtained for both NPs. Finally, the 







HeLa cells  lines  in  the presence or absence of NPs. These analyses were performed, at  four 




on cell viability  in the presence of NPs, as they can  interfere at different  levels  in this assay. 
Therefore,  it  could  be  interesting  to  complement  these  studies  with  other  experimental 















72 hours  in  the presence of AuChi and AuCeO2 nanomaterials  (dose 20 µg/ml) and without 





















(cum)  =  0.541,  4  components.  Model  at  72h:  R2X  (cum)  =  0.756,  Q2  (cum)  =  0.572,  3 
components.  Data  were  scaled  to  unit  variance.  The  units  on  the  axes  denote  the  raw 




































  Interestingly,  although  the  size  of  both NPs was  quite  similar,  the  dynamics  of  the 
metabolic alterations were different, as already  suggested by PCA analysis. Thus,  significant 




Moreover,  some metabolic  changes  exhibited  opposite  signs when HeLa  cells were 
treated  with  both  NPs.  Thus,  lactate  levels,  a  metabolite  generated  from  the  anaerobic 
metabolism of pyruvate, were decreased  after  treatment with AuChi NPs, but  increased by 
AuCeO2 NPs. Furthermore, metabolites  from citric acid cycle were also differently altered by 






with  the  antioxidant  protection  of  the  cells).  The  results  showed  that  the  levels  of  these 
metabolites were significantly higher after 48 h for AuChi NPs treated HeLa cells, but lower for 
those treated with AuCeO2 NPs. 
  Finally,  some metabolic  alterations were  similar  for both NPs  (e.g.,  alanine,  taurine, 
creatine  and  glycine).  The  levels  of  all  of  them were  decreased  by  both NPs  after  48  h  of 














two proteins  involved  in  the antioxidant  capacity of  the  cells and  in mitochondrial  function, 
respectively.  The  levels  of GPX1 were  significantly  decreased  in  the  presence  of  both NPs, 
probably reflecting the antioxidant properties of these NPs, as it was previously reported40. On 
the other hand,  the effect on the  levels of NRF1 was different  for the  two NPs. A significant 
decrease  was  observed  in  the  presence  of  AuChi  NPs  at  all  times;  however,  NRF1  levels 
decreased at 24 and 72 h in the presence of AuCeO2, but increased at 48 h. Interestingly, a slight 
increase  in the  levels of NRF2 was also observed at 48 h  in the presence of AuCeO2, perhaps 












The  results  of  this  study  show  that  both  stabilised  AuNPs  had  an  impact  on  cell 
metabolism, even at non‐toxic concentrations as detected by the MTT assay; this finding being 













negatively  and  positively  charged  NPs42,  in  particular,  for  16HBE  cells  treated  with  Au 
nanoroids.25 
A number of specific metabolic changes were observed  in the presence of both NPs, 
including  alterations  in  the  levels  of  taurine,  glycine,  serine  and  threonine  at  48  h 
(Supplementary Figure 8). Taurine and glycine have been associated with the oxidative system 
of the cells. In this context, taurine is known to protect against oxidative stress and inflammation 
by  scavenging  reactive oxygen  species43, and decreased  levels of  this metabolite have been 
previously reported upon treatment with NPs able to scavange free radicals and oxidants, such 
as ZnO244 and silica particles.45 On the other hand, glycine is a precursor of glutathione, one of 





result  is  in  agreement  with  the  increased  levels  initially  observed  for  phoshocholine  (a 










presence of  the NPs due  to  their antioxidant behaviour. For  instance, alanine, aspartate and 
glutamine metabolism, related with the anabolism of the antioxidant gluthathione, was clearly 
affected by both NPs at similar time points. (Supplementary Figure 9) Alteration of this three 
metabolites  in  the  presence  of  nanoparticles  has  already  been  reported  in  previous 
studies24,45,46,50 and could be expected from the antioxidant properties of both AuChi and AuCeO2 
NPs. These metabolites can be  introduced  into TCA cycle by  the aspartate‐argininosuccinate 
shunt,  indicating  that  this mechanism could be altered by AuNPs.  Interestingly,  the  levels of 
succinate and fumarate, two  important TCA metabolites, experienced different effects  in the 
presence of both NPs. Thus, while succinate and fumarate levels followed a similar pattern for 












AuCeO2  and  AuChi  NPs  have  a  significant  impact,  even  at  non‐toxic  levels,  on  cell 





alterations, even  in the absence of cytotoxic effects, could have relevant  implications  in their 
biomedical  applications  (cancer,  diabetes,  cardiovascular  diseases).  From  a methodological 
point of view, the study shows that metabolomic profiling of NPs by NMR could be a very useful 
approach  to  monitor  the  effects  of  these  chemical  entities  in  preclinical  studies  of 
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